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Résumé 
Les cultures intermédiaires de crucifères présentent un fort potentiel de gestion des bioagresseurs 
(champignons, bactéries, nématodes, adventices, …) via la production de métabolites secondaires à 
effet biocide, les glucosinolates. Ces effets allélopathiques peuvent avoir lieu lors de la période de 
culture mais ils sont accentués lors de la destruction des couverts lorsqu’une grande quantité de 
glucosinolates est dégradée dans le sol  (principe de biofumigation). Au-delà des services de régulation 
des bioagresseurs ces molécules peuvent engendrer des effets négatifs sur les champignons et 
bactéries antagonistes, ce qui correspond à des dis-services qu’il convient de prendre en compte en 
fonction des problématiques du système de culture considéré. Une forte variabilité d’efficacité des 
processus allélopathiques est parfois observée entre les études et s’explique par l’influence non 
négligeable de l’environnement et de la conduite de culture sur la production de glucosinolates et sur 
leur devenir dans le sol. De plus d’autres facteurs inhérents à l’utilisation de cultures intermédiaires sont 
impliqués dans la gestion des bioagresseurs comme notamment l’incorporation de matière organique et 
les effets hôte/non hôte des couverts. Les causes du contrôle des bioagresseurs (allélopathique ou 
non) restent à déterminer pour de nombreux patho-systèmes dans le but d’adapter en conséquence le 
choix des espèces de couverts et les pratiques culturales. 
Mots-clés: Biocontrôle, Glucosinolates, Engrais vert, Brassicacées, Pathogènes, Antagonistes   
 
Abstract: Potential of biotic control by allelopathy and biofumigation ; services and 
disservices produced by multi-services crucifers cover crops 
Crucifers cover crops have a strong potential for pathogen control (fungi, bacterias, nematodes, 
weeds, …) thanks to the production of secondary metabolites called glucosinolates. These allelopathic 
effects can occur during the crop growing period and can be increased at cover crop termination when a 
large quantity of glucosinolates is degraded into the soil (biofumigation principle). Beyond their 
pathogen control services these molecules could engender negative effects on beneficials fungi and 
bacterias. It corresponds to disservices that have to be taken into account according to the specificities 
of the considered agroecosystem. A high variability of allelopathic effects efficiency is sometimes 
observed among different studies and can be explained by the influence of both environment and 
agronomic practices on the glucosinolate production and fate in the soil. Furthermore other factors 
inherent of the cover crop use as organic matter incorporation, or host/non-host cover crops effects are 
involved on pest management. Causes of pathogen control (allelopathy or not) are still to be determine 
for numerous pathosystems in order to consequently adapt species choices and agronomic practices. 
Keywords: Biocontrol, Glucosinolates, Green manure, Brassicacea, Pathogens, Beneficials   
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Introduction 
Les cultures intermédiaires sont un des leviers agronomiques évoqués dans l’optique de développer 
des stratégies alternatives à l’usage des produits phytosanitaires (Justes et al., 2012). En effet, au-delà 
des services de recyclage des éléments minéraux et de protection du sol, les différentes familles de 
couverts végétaux peuvent assurer des services de gestion des bioagresseurs des cultures, notamment 
via la production de métabolites secondaires engendrant des phénomènes d’allélopathie (Farooq et al., 
2011). L’effet biocide peut avoir lieu lors de la période de culture par la libération en continue des 
métabolites ou être accentué lors de la destruction des couverts par libération et dégradation d’une 
grande quantité de composés biocides, c’est le principe de biofumigation (Matthiessen et Kirkegaard, 
2006). Les couverts de crucifères sont souvent évoqués dans cette optique du fait de leur production de 
sucres soufrés, les glucosinolates (GSL), qui une fois dégradés produisent des composés volatils à 
effet biocide sur une grande diversité d’organismes vivants (Van Dam et al., 2009). De nombreuses 
études en conditions contrôlées montrent des effets des produits de dégradation des GSL sur les 
organismes vivants (Brown et  Morra, 1997) mais qui ne sont parfois pas démontrés au champ (Motisi 
et al., 2010). De plus l’effet biocide de ces molécules peut également engendrer des dis-services en 
impactant les communautés antagonistes et les auxiliaires de cultures, ces effets ont été moins étudiés 
dans la littérature mais méritent d’être pris en considération dans le but d’éviter des effets néfastes sur 
la santé et la productivité des cultures de rente. L’objectif de cet article est de proposer une synthèse 
bibliographique i) des principaux effets allélopathiques liés à la biofumigation par des couverts de 
crucifères sur les bioagresseurs des cultures  et ii) des éventuels dis-services produits par l’implantation 
de couverts de Brassicacées. Dans le but d’illustrer la complexité de production et le devenir de 
métabolites secondaires dans le sol, la première partie abordera le cas particulier de la production de 
GSL par les crucifères. Une seconde partie abordera les effets des couverts de crucifères 
respectivement sur les communautés fongiques, bactériennes, sur les nématodes et sur les adventices. 
Enfin, une dernière partie abordera les effets des cultures intermédiaires non liés à la production de 
GSL qui peuvent parfois engendrer des confusions d’effets.  
 
1. Production de glucosinolates, devenir dans le sol et biofumigation 
 1.1 Biofumigation, diversité des glucosinolates et de leurs produits de 
dégradation 
L’allélopathie a été définie par Rice en 1984 par « tout effet direct ou indirect, positif ou négatif, d’une 
plante sur une autre à travers la production de composés chimiques libérés dans l’environnement ». Le 
principe de biofumigation a lui été introduit par Kirkegaard en 1993 et correspond à la suppression des 
pathogènes du sol par des composés biocides produits par les plantes principalement sous forme de 
métabolites secondaires. Les isothiocyanates (ITC) font partis des composés les plus biocides, ils sont 
fortement volatils et proviennent de la biodégradation de couverts végétaux contenants des 
glucosinolates (GSL). Les GSL sont des métabolites secondaires glucidiques soufrés principalement 
produits par les plantes de l’ordre des Capparales dont font partie les crucifères (Brassicacea). A ce jour 
132 glucosinolates provenant de 8 acides aminés ont été identifiés (Agerbirk et Olsen, 2012), ils 
diffèrent par la nature de leur chaine latérale R. Celle-ci peut-être linéaire, cyclique ou hétérocyclique 
formant ainsi respectivement des GSL de types aliphatiques, aromatiques ou indoles.  
Lors du processus de biofumigation les GSL présents dans les vacuoles des cellules végétales rentrent 
en contact avec l’enzyme myrosinase pour former des composés biocides (Figure 1). Parmi ces 
composés, les ITC ont un effet biocide général plus important que les nitriles ou que les thiocyanates 
(Van Dam et al., 2009). En fonction de la classe de GSL dont proviennent les produits de dégradation, 
leur degré de toxicité général sera différent. Les ITC aliphatiques sont les plus volatils et sont peu 
adsorbables par la matière organique du sol, leur potentiel biocide sur les organismes vivants du sol est 
élevé. Les  ITC aromatiques ont une toxicité de contact plus élevée que les ITC aliphatiques mais du 
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fait de leurs structures ils sont, moins volatils. Les ITC indoles sont instables et se décomposent 
rapidement formant des ions thiocyanates toxiques (Fahey et al., 2001).  
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 1: Hydrolyse et principaux produits de dégradation des glucosinolates 
 
 1.2 Une production de glucosinolates déterminée par des interactions 
génotype x environnement x conduite 
Le génotype est le facteur principal de la diversité de production des GSL. Les types et teneurs de GSL 
sont différents d’une espèce de crucifère à l’autre (Tableau 1). Les types de GSL sont peu différents 
entre les variétés d’une même espèce (Kirkegaard et Sarwar, 1998) mais leurs teneurs peuvent varier 
considérablement (Kabouw et al., 2010 ; Zhu et al., 2013). Pour une même plante, les types et teneurs 
en GSL diffèrent également entre parties aériennes et racinaires (Van Dam et al., 2009). Contrairement 
aux parties aériennes, les racines ont généralement des teneurs plus faibles mais présentent une plus 
grande diversité de GSL. 
L’influence de l’environnement sur la production de GSL se caractérise à la fois par des facteurs  
biotiques et abiotiques (Björkman et al., 2011). Les stress hydriques, azotés et soufrés notamment 
engendrent une diminution des teneurs en GSL dans les tissus de la plante (Falk et al., 2007). Par 
réaction de défense de la plante, une forte pression de pathogènes engendre des teneurs plus élevées 
en GSL et myrosinase (Björkman et al., 2011).  
La conduite de culture des couverts de Brassicacées (date de semis et de destruction) va également 
influencer la quantité de GSL incorporé dans le sol suite à la destruction des couverts. En effet, la 
production de GSL diffère en fonction du stade phénologique de la culture, le maximum de production 
de GSL ayant lieu lors de la floraison (lorsque la plante est potentiellement la plus sensible aux stress 
biotiques) et décline ensuite lors de la maturité (Sarwar et al., 1998). 
 
 
 
 
 
 
 
 
myrosinase 
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Tableau 1 : Principaux glucosinolates produits par des cultures intermédaires de moutarde blanche (Mbl) 
(Sinapis alba), moutarde brune (Mbr) (Brassica juncea), moutarde éthiopienne (Met) (Brassica carinata), navet 
(Brassica rapa), navette (Brassica rapa), roquette (Eruca sativa), colza (Brassica napus)  et radis fourrager (Rf)  
(Raphanus sativus) (données issues du projet CASDAR CRUCIAL, C-2013-05). 
Classe du 
GSL 
Nom du GSL Produits de 
dégradation* 
GSL présents dans 
parties aériennes  
GSL présent dans 
parties racinaires 
Aliphatique Sinigrine ITC Mbr, Met Mbr, Met 
Glucoérucine ITC Mbl, roquette Roquette 
Glucoraphanine ITC roquette / 
Gluconapine ITC roquette / 
Progoitrine OT navette navet, navette 
Glucobrassicanapine ITC navette navet, navette 
Gluconapoleiferine OT navette navet, navette 
Glucoalyssine ITC navette navet, navette 
Aromatiques Sinalbine SCN- Mbl Mbl 
Gluconasturtiine ITC Mbl Colza, Mbl, Mbr, Met,  
navet, navette 
Glucotropaéoline ITC Mbl Mbl 
Indole 4hydroxyglucobrassicine SCN- navet, navette navet, navette 
Glucobrassicine SCN- colza, Mbr, Met, Rf navet, navette 
4methoxyglucobrassicin SCN- navet, navette, Rf navet, navette 
Neoglucobrassicine SCN- colza, Met, navet, navette navet, navette 
Indole 16.3 inconnu SCN- Rf Rf 
* ITC = isothiocyanate, OT = oxazolidine-2-thione, SCN-= ion thiocyanate 
 
 1.3  Devenir des glucosinolates dans le sol 
Exsudés dans la rhizosphère lors de la période de culture ou libérés dans le sol lors de la destruction 
des couverts, les produits de dégradation des glucosinolates sont soumis à de nombreuses interactions 
(Gimsing et Kirkegaard, 2009 ; Schreiner et al., 2011). Les conditions environnementales (type de sol, 
température et pH du sol) et de conduite (profondeur d’enfouissement, type de broyage, …) influencent 
la proportion de molécules biocides susceptibles d’atteindre leur organisme cible. Plus les sols ont des 
teneurs élevées en matière organique plus l’adsorption des composés biocides est élevée réduisant 
ainsi leurs effets biocides (Gimsing et Kirkegaard, 2009). Les ITC peuvent également être dégradés par 
les bactéries du sol formant ainsi des composés secondaires moins toxiques (Gimsing et al., 2009). 
De plus, les pertes en composés biocides peuvent provenir de la volatilisation (Price et al., 2005) et 
dans une moindre mesure de la lixiviation. 
Ces différentes sources de pertes de composés toxiques expliquent en partie (i) la variabilité d’efficacité 
des effets allélopathiques durant la période de culture et lors de la destruction selon les sites de 
production et les itinéraires techniques, et (ii) les différences de toxicité des composés observées entre 
les expériences en laboratoire et les expériences au champ.  
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2. Services et dis-services engendrés par les crucifères sur les organismes 
vivants du sol. 
 2.1 Effet des cultures intermédiaires de crucifères sur les champignons 
telluriques 
Contrairement aux maladies fongiques aériennes dont les agents pathogènes ont généralement un fort 
pouvoir de dispersion et dont la gestion doit se réfléchir à l’échelle du paysage, les maladies fongiques 
d’origine tellurique sont en général inféodées à la parcelle (sauf cas de dissémination par les engins et 
outils agricoles) ; l’inoculum primaire ne pouvant pas se disperser sur de grandes distances. Le 
réservoir d’inoculum dans le sol est donc une composante majeure de l’épidémie. Celui-ci peut se 
conserver sous forme saprophytique sur les résidus de culture de la plante hôte ou sous formes 
d’organes de conservation tels que les (micro)sclérotes, les chlamydospores ou les oospores. Les 
méthodes de lutte actuelles sont limitées et reposent principalement sur (i) l’utilisation de fumigants 
appliqués au sol, très coûteux d’un point de vue économique et environnemental et non spécifiques 
(Stromberger et al., 2005 ; Scopa et Dumonte, 2007), (ii) des traitements de semences et (iii) des 
résistances variétales, qui restent rares dans le cas des maladies d’origine tellurique (Cook et al., 1995). 
La diversification des cultures dans la rotation, fondée sur la succession de cultures hôtes et non hôtes 
de l’agent pathogène, est un moyen de lutte efficace contre les pathogènes telluriques. Cependant, les 
prix des productions agricoles conditionnent fortement le choix des cultures, et les rotations courtes ne 
laissent que peu de place à des questions de gestion de l’état sanitaire des sols. Une façon d’exploiter 
les avantages procurés par une diversification des cultures au sein de la succession, dans le but 
d’améliorer l’état sanitaire des cultures, est de valoriser l’interculture en insérant des cultures 
intermédiaires qui, par la technique de biofumigation peuvent avoir des effets biocides via la libération 
d’isothiocyanates dans le sol (Motisi et al., 2010 ; Justes et al., 2012) 
 
2.1.1 Effets sur les champignons pathogènes 
L’introduction, depuis une dizaine d’années aux Etats-Unis, de Brassicacées en culture intermédiaire 
s’est avérée efficace pour lutter contre la verticilliose de la pomme de terre occasionnée par Verticillium 
dahliae verticillium (Larkin et al., 2011.). Sur chou-fleur, l’utilisation du brocoli (en allélopathie ou 
biofumigation) réduit de manière très significative la quantité de microsclérotes dans le sol (moins 94%), 
l’incidence et la sévérité de la maladie (moins 50%), et l’abondance des microsclérotes dans les racines 
de chou-fleur (note qualitative divisée par 2-3) sur des expérimentations conduites au champ (Xiao et 
al., 1998). Dans le cadre de la verticilliose du tournesol, le retour trop rapide de la culture dans la 
succession blé dur-tournesol a pour conséquence d’augmenter le stock de microsclérotes de V. dahliae 
dans le sol, occasionnant une recrudescence des dégâts et des dommages sur la culture. Dans ce cas 
où la période d’interculture peut durer jusqu’à neuf mois, insérer avant le tournesol une culture aux 
potentialités biocides pour lutter contre des agents pathogènes telluriques apparait comme une 
méthode de lutte alternative innovante. La reproduction d’action de biofumigation en microcosme à 
partir de crucifères choisies pour leurs teneurs et types de GSL a montré que la moutarde brune et la 
navette limitent la croissance du champignon sur milieu de culture probablement grâce à la présence 
des GLS aliphatiques et que, la navette et le radis fourrager inhibent la germination des MS 
probablement grâce aux GSL indoles qu’ils contiennent. Au champ, de récents travaux ont montré que 
l’introduction d’un couvert de Brassicacées de moutarde brune, navette ou radis tend à réduire 
significativement (moins 60%) l’intensité des attaques sur le tournesol en comparaison d’un sol nu 
avant l’implantation de la culture (Seassau et al., 2016 ; Debaeke et al., 2017). Pour autant les effets de 
la biofumigation et/ou allélopathiques des Brassicacées sur l’inoculum de Verticillium restent méconnus, 
tout comme les dis-services qui peuvent être induits sur les communautés microbiennes du sol. 
Les crucifères ont également des effets dépressifs sur le piétin échaudage (Gaeumanonnomyces 
graminis var. tritici) (Kirkegaard et al., 1997). Des études australiennes, suisses et anglaises montrent 
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que les attaques de piétin échaudage sont moins élevées lorsqu’un blé est précédé d’un colza d’hiver 
(Lemerle et al., 1996) plutôt que d’une pâture (Jadot, 1981), d’un autre blé ou d’une autre culture non-
hôte comme la féverole (Bowerman et Banfield, 1982). Cet effet dépressif du colza serait dû au 
caractère non-hôte des crucifères mais aussi à l’action biocide des ITC (Kirkegaard et al., 1994, 2000). 
Des effets dépressifs sur la sévérité de la maladie sur blé sont similaires pour la moutarde brune et le 
colza (-70% en moyenne) (Kirkegaard et al., 1997). Dans une autre expérimentation la moutarde brune 
a permis un rendement en blé plus important que le colza (Angus et al., 1994).  
Les cultures intermédiaires de moutardes brunes ont été identifiées comme efficaces dans la lutte 
contre Rhizoctonia solani sur betterave en réduisant de 45% l’incidence et de 7% la sévérité de la 
maladie permettant une augmentation de rendement de 13% comparé au témoin sans moutarde (Motisi 
et al., 2009). L’incorporation des résidus a eu un effet plus important sur la maladie que l’unique effet 
d’allélopathie durant la période de culture. L’incidence et la sévérité de Rhizoctonia solani sur des 
cultures de pomme de terre ont été respectivement réduites de 65% et 70% suite à la destruction d’un 
couvert de colza, de 45% et 47% par un couvert de moutarde blanche alors qu’elles ont été 
augmentées de 35% et 17% par un couvert la moutarde brune (Larkin et Griffin, 2007). Les effets du 
colza ont été confirmés par Little et al (2004) avec une réduction de 49% de la sévérité de la maladie et 
une augmentation de rendement en pomme de terre de 27%.  
Dans une revue de la littérature sur la lutte contre la pourriture racinaire du pois (Aphanomyces 
euteiches), Hossain et al. (2012) montrent un effet dépressif de l’utilisation de crucifères sur l’inoculum 
primaire de l’oomycète. Ces effets sont plus forts après l’implantation de chou plutôt que de moutarde 
blanche du fait de la libération de composés plus volatils (Papavizas et Lewis, 1970). L’effet de 
biofumigation dû à la libération d’ITC serait couplé à l’effet de décompaction du sol par les crucifères 
améliorant ainsi sa structure et engendrant un environnement moins propice au pathogène.  
Les crucifères sont hôtes des champignons de la famille de Fusarium, elles sont donc peu efficaces 
pour lutter contre ce pathogène (Lu et al., 2010). Une augmentation de l’incidence de Fusarium 
oxysporum (+34%) sur tomate a été observée suite à la destruction d’un mélange de moutarde brune et 
blanche (Hartz et al., 2005) ainsi que suite à une moutarde brune sur l’incidence de la maladie sur la 
pastèque (+11%) (Njoroge et al., 2008). Lorsque la biomasse des couverts est non incorporée au sol 
(exportée) les effets sur l’incidence de la maladie sont encore plus importants sur les fraises (+294% 
suite à une moutarde brune et +388% suite à un chou) (Lazzeri et al., 2003). Aucun effet n’a été montré 
sur l’incidence des Pythium de la vigne (Stephens et al., 1999). Des effets négatifs sur le 
développement du champignon ont tout de même été montrés ; l’incidence de la fusariose de la 
pastèque par F. oxysporum a été réduite de 27% après incorporation d’une culture de colza (Njoroge et 
al., 2008), alors que la sévérité de la fusariose du blé par F. graminearum a été réduite de 45% et 30% 
respectivement suite à des cultures de colza et moutarde brune (sans enfouissement des résidus) 
(Kirkegaard et Matthiessen, 2004). 
2.1.2 Champignons auxiliaires 
Les champignons mycorhiziens à arbuscule (CMA) sont des symbiotes de la plupart des espèces 
cultivées, sauf des crucifères. En culture de maïs, une diminution plus forte du potentiel de 
mycorhization du sol a été démontrée après un couvert de moutarde brune (-57%) en comparaison à 
d’autres espèces non-crucifères (-40%) (une vesce et un mélange de 7 espèces non-crucifères). En 
Argentine, un effet négatif du colza sur la colonisation de CMA sur le soja suivant a été démontré (-
30%) (Valetti et al., 2016). D’autres études n’ont pas montré d’impacts négatifs de résidus de colza 
(Pellerin et al., 2007) ou de radis (White et Weil, 2010) sur la colonisation de CMA sur les racines de 
maïs.  
Les champignons du genre Trichoderma peuvent réaliser des associations mutualistes avec les 
cultures et ainsi réduire l’attaque de champignons pathogènes (Harman et al., 2004). Les crucifères ont 
un impact positif sur les populations des espèces de Trichoderma comme démontré par Kirkegaard et 
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Matthiessen (2004) lors de l’implantation de cultures de colza (+180%) et de moutarde brune (+168%) 
sans incorporation des résidus. Les espèces de Trichoderma sont en effet sélectionnées dans la 
rhizosphère des crucifères de par leur faible sensibilité aux ITC contrairement à de nombreux 
champignons bioagresseurs (Galletti et al., 2008).  
 
 2.2 Effets des cultures intermédiaires de crucifères sur les bactéries telluriques 
En général, les bactéries ont une sensibilité plus faible aux isothiocyanates que les champignons (Smith 
et Kirkegaard, 2002). Le contrôle de bactéries pathogènes est également plus complexe dû au fait 
qu’elles peuvent survivre de manière endophyte mais aussi dans le sol, dans les couches profondes, 
elles peuvent se déplacer via les transferts d’eau ou être en relation avec des adventices. Elles ont 
aussi été moins étudiées dans la littérature en condition d’expérimentations au champ.  
2.2.1 Bactéries pathogènes 
La bactérie Ralstonia solanacearum responsable de la pourriture brune de la pomme de terre, de la 
maladie de Granville du Tabac ou de Moko du bananier  a été classé 2ème bactérie ayant le plus fort 
potentiel pathogène pour les plantes cultivées (Mansfield et al., 2012). Une diminution de 62% de la 
bactérie lors de biofumigation avec de la moutarde brune a été observée (Akiew et Trevorrow, 1999). 
Sur des plants de tomates, culture hôte de R. solanacearum, des couverts de moutarde et de colza ont 
engendré une réduction de l’incidence de la maladie de 59 et 28% respectivement (Akiew et al., 1996). 
Selon Arthy et al. (2002) des niveaux similaires de contrôle de la bactérie ont été observés sur des 
plants de tabac sensibles. Olivier et al. (1999) ont également démontré une diminution de population de 
R. solanacearum de 98% sur des plants de tomate suite à la culture de navette, sans que cet effet soit 
attribué à la production de GSL.  
Des résidus de culture de chou ont permis une réduction de 90% de la bactérie Streptomyces scabies 
responsable de la galle commune de la pomme de terre (Gouws et Wehner, 2004).   
2.2.2 Bactéries impliquées dans le cycle de l’azote 
Une étude en serre a mis en évidence l’absence d’effet dépressif d’une culture de colza sur la 
colonisation des bactéries symbiotiques fixatrices d’azote atmosphérique du soja (Valetti et al., 
2016). Cependant Muehlcen et al. (1990) ont montré une diminution du nombre de nodules de pois 
lorsque des résidus de colza étaient incorporés au sol avant le semis. Hossain et al. (2015) ont 
également montré une plus faible formation de nodules sur les racines de pois après un couvert de 
moutarde blanche ou brune sans que les résidus aient été incorporés. Cet effet a été attribué aux 
propriétés allélopathiques des crucifères mais aussi à leur effet engrais vert pour l’azote qui engendre, 
en comparaison au sol nu, une plus forte disponibilité en azote minéral pour la légumineuse et donc une 
moins forte formation de nodules par les racines du pois. Aucun effet négatif des moutardes sur la 
quantité de bactéries fixatrices du sol n’a été décelé (Hossain et al., 2015).  
Les bactéries nitrifiantes jouent un rôle majeur dans le cycle de l’azote et ne sont impactées ni par 
l’incorporation de résidus de brocoli (Omirou et al., 2011) ni par la culture de moutarde brune ou 
blanche sans incorporation des résidus (Hossain et al., 2015).  
 
 2.3 Impact sur les nématodes  
2.3.1 Nématodes phyto-parasitaires 
De nombreuses études relatent l’effet dépressif des couverts de crucifères sur les communautés de 
nématodes phyto-parasitaires. Le radis fourrager et la moutarde brune se sont avérés plus efficaces 
que la roquette en tant que culture biofumigante pour contrôler le nématode à kyste de la pomme de 
terre (Glododera pallida) (Ngala et al., 2015). Le nématode à kyste Heterodera schachtii peut être 
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contrôlé par le radis oléifère sur betterave (Pandiangan et al., 2007) ou sur courgette (Lazzeri et al., 
2009). Des couverts de moutardes blanches et brunes se sont avérés efficaces dans la lutte contre les 
nématodes à galles (Meloïdogyne spp.) (Wang et al., 2009). Le navet et la roquette semble cependant 
à proscrire dans la lutte contre les espèces de nématodes à galles car ils sont l’hôte respectivement de 
2 et 3 d’entre elles (Liébanas et Castillo, 2004). 
2.3.2 Nématodes antagonistes 
Les couverts de crucifères ont un impact positif sur les populations de nématodes antagonistes (Treonis 
et al., 2010). Cet effet s’explique notamment par l’apport de matière organique lors de l’incorporation 
des couverts qui favorise les communautés de nématodes antagonistes au détriment des communautés 
pathogènes (Stirling et Eden, 2008). 
 
 2.4 Impact sur les adventices et les plantes compagnes  
2.4.1 Effets sur les adventices 
Le contrôle des adventices par les couverts est dû aux compétitions pour l’acquisition des ressources 
abiotiques (lumière, eau, nutriments) ainsi qu’aux phénomènes d’allélopathie dû à la production de 
composés biocides par les cultures intermédiaires (Haramoto et Gallandt, 2004). Cependant ces deux 
effets de compétition et d’allélopathie se déroulent en même temps et il est donc compliqué d’isoler leur 
contribution relative dans le contrôle des adventices (Falquet et al., 2014). Les résultats présentés ci-
dessous ne permettent pas de séparer les effets mais démontrent une efficacité élevée de l’utilisation 
de crucifères pour le contrôle des adventices. 
Dans des systèmes de culture de tomate, Bangarwa et al. (2011) ont montré que du colza détruit à 
l’automne réduit la biomasse et la densité d’adventices de 85 à 96% comparé au sol nu. Norsworthy 
et al. (2007) ont observé jusqu’à 79 % de réduction de Digitaria sanguinalis et 48% de Amaranthus 
palmeri, 3 semaines après l’incorporation de résidus de crucifères. La germination de Sesbania 
herbacea a été réduite de plus de 95% par le broyage de tissus de 5 espèces de crucifères différentes 
(Vaughn et Boydston, 1997). Avant cultures de soja, Krishnan et al. (1998) ont montré une réduction de 
49% de la biomasse totale d’adventices 6 semaines après émergence de 3 couverts de crucifères 
(moutarde brune, moutarde blanche et colza). Cependant la sensibilité des espèces d’adventices était 
différente en fonction des crucifères indiquant un effet biocide probablement lié aux ITC différents 
selon les adventices. L’émergence de Kochia scoparia, Capsella bursa-pastoris et Setaria viridis a été 
réduite par les couverts de toutes les crucifères alors que l’émergence de Amaranthus retroflexus a été 
affectée par la moutarde blanche et par le colza, celle de Abutilon theophrasti par la moutarde blanche 
uniquement.  
Quelques études reportent une efficacité totale du contrôle des adventices par les couverts lorsque la 
moitié de la dose d’herbicides utilisés habituellement est ajouté avant le semis de la culture de rente. En 
effet Malik et al. (2008) reportent que l’incorporation de couverts de radis sauvages (Raphanus 
raphanistrum) couplée à l’application de la demi-dose d’herbicides (atrazine + S-metolachlor) 
permettent de contrôler aussi efficacement les espèces de Digitaria sanguinalis dans des systèmes de 
maïs (Zea mays) que lors de l’application d’une pleine dose d’herbicides. 
2.4.2 Effets sur les plantes associées 
L’utilisation de légumineuses en cultures intermédiaires permet un apport d’azote exogène au système 
via leur fixation symbiotique du N2 ce qui engendre une quantité d’azote minéralisée élevée pour la 
culture suivant (Thorup-Kristensen et al., 2003). Les mélanges bispécifiques crucifère-légumineuse sont 
évoqués comme une solution pour mutualiser les services de recyclage de l’azote, à savoir le service 
de piège à nitrate des crucifères et le service d’engrais vert des légumineuses (Tribouillois et al., 2016). 
Dans ces mélanges, les compétitions pour l’acquisition des ressources abiotiques exercées par les 
Potentiels de régulation biotique par allélopathie et biofumigation des CIMS 
 
 Innovations Agronomiques 62 (2017), 71-85 79 
crucifères sont fortes et peuvent engendrer une croissance non-optimale des légumineuses. 
Cependant, très peu d’études évoquent l’effet allélopathique potentiel des crucifères sur les 
légumineuses qui peut inhiber leur croissance et ainsi diminuer la mutualisation des services liés au 
cycle de l’azote. Haramoto et Gallandt (2005) ont par exemple observé que des amendements de 
Brassicacées ont retardé l’émergence d’une grande diversité de cultures de 2 jours en moyenne et ont 
réduit leur croissance d’environ 30%. Ce retard d’émergence peut accroitre les phénomènes de 
compétition pour les ressources ayant lieu dans les mélanges d’espèces. Au-delà des mélanges 
d’espèces en couverts, les légumineuses peuvent être associées aux cultures marchandes dans le but 
d’en améliorer le statut azoté, comme observé sur colza (Genard, 2016). Cependant, le colza peut 
potentiellement exercer des effets allélopathiques sur la légumineuse compagne diminuant ainsi l’intérêt 
de l’association. Une étude en condition contrôlée n’a néanmoins pas montré d’effet de allélopathique 
du colza sur medicago sativa (Choesin et Boerner, 1991). 
 
3. Effets des crucifères sur les organismes vivants du sol non liés à la 
production de glucosinolates 
 3.1 Effets de molécules autres que les glucosinolates 
Au-delà de la production de glucosinolates les crucifères peuvent produire d’autres composés soufrés 
biologiquement actifs comme par exemple le methanethiol ou le diméthyl sulfide (Bending et Lincoln, 
1999 ; Gamliel et Stapleton, 1993). Même si ces composés sont biologiquement moins actifs que les 
ITC ils sont potentiellement produits en plus grande quantité et sur une plus longue période (Gamliel et 
Stapleton, 1993). Les crucifères produisent également des composés phénolitiques qui pourraient avoir 
un impact sur les communautés de bioagresseurs (Shahidi et Naczk, 1992). D’autres produits 
provenant de la décomposition microbienne des tissus peuvent être biologiquement actifs comme par 
exemple les acides gras (Matthiessen et Kirkegaard, 2006). Certaines études évoquent l’implication 
d’autres molécules que les GSL dans le contrôle des nématodes (Potter et al., 1998) du fait notamment 
que leurs effets perdurent sur plusieurs semaines. 
 3.2 Effet de l’incorporation de matière organique 
L’incorporation de couverts dans le sol peut modifier les propriétés physico-chimiques et ainsi modifier 
la composition des organismes vivants du sol. Plusieurs études montrent une augmentation des 
populations d’antagonistes lors de l’incorporation de matière organiques pour contrôler Rhizoctonia 
solani (Larkin et al., 2010) et Verticilum dahliae (Davis et al., 1996). Il a été également démontré un 
meilleur contrôle de Fusarium graminearum (Perez et al., 2008) par la promotion d’antagonistes. 
L’incidence du piétin échaudage a par exemple été réduite par le développement plus élevé de 
Pseudomonas spp. (Ennaïfar et al., 2005).  
 3.3 Effet de la présence d’un couvert  
L’effet de la présence d’un couvert a un fort impact sur la gestion des adventices en engendrant des 
compétitions pour les ressources lumineuses, hydriques et minérales (Valantin-Morison et al., 2008). 
Les couverts peuvent aussi modifier la structure des communautés microbiennes dans la rhizosphère 
par effet des ITC (Bressan et al., 2013) mais aussi par modifications des conditions hydriques et de la 
disponibilité des nutriments (azote, phosphore, soufre, …) ce qui peut favoriser des communautés 
antagonistes des bioagresseurs. Les champignons antagonistes du type Trichoderma spp. sont par 
exemple plus abondants dans la rhizosphère d’un blé précédé d’un colza que lors d’une monoculture de 
blé (Kirkegaard et Matthiessen, 2004).    
 3.4 Effets hôte/non-hôte des organismes vivants 
Le caractère non-hôte des couverts envers les pathogènes des cultures de rente permet de diminuer 
l’inoculum primaire ou la population de certains bioagresseurs. Une culture de colza avant un blé 
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permet en effet de réduire les risques de piétin échaudage notamment par l’effet de coupure dans le 
cycle du bioagresseur exercé par le caractère non hôte du colza (Kirkegaard et Matthiessen, 2004).  
Dans le cas inverse les crucifères peuvent être porteur sain et hôte multiplicateur de bioagresseurs 
sans expression de symptômes sur la culture  et peuvent également être hôte de certains nématodes 
parasitaires (e.g Meloïdogyne spp.) réduisant ainsi l’intérêt de certaines espèces (McLeod et Steel, 
1999). Il a également été montré que les risques de fusarioses vasculaires sont plus importants lors 
d’utilisations successives de couverts de crucifères malgré la libération des composés toxiques (Lu et 
al., 2010).  
 3.5 Travail du sol 
La destruction des couverts nécessite dans la plupart des cas un travail du sol superficiel ou plus 
profond qui peut avoir un impact sur la survie de l’inoculum primaire des agents pathogènes. Les 
pratiques de travail du sol qui favorisent la dégradation microbienne des résidus de culture permettent 
en général un contrôle plus efficace des bioagresseurs. Une étude norvégienne a montré que 
l’incidence de la hernie des Brassicacées causée par Plasmodiophora brassicae sur chou et radis 
fourrager est plus faible lors d’un travail du sol simplifié (Ekeberg et Riley, 1997). Bockus et Shroyer 
(1998) ont au contraire montré qu’un travail du sol superficiel ne permettait pas de dégrader l’inoculum 
primaire de certains bioagresseurs sur blé (Pyrenophora tritici-repentis, Cephalosporium gramineum) 
comme c’est le cas lors d’un labour. Il a été également montré que la viabilité des formes de survie 
diminue avec la profondeur d’enfouissement. Macrophomina phaseolina sur racines de soja disparait 
plus vite si les résidus sont enfouis alors que les populations de Trichoderma spp. (auxiliaire) sont 
moins affectées (Baird et al., 2003). Un enfouissement à seulement 10 cm permet une réduction de 
58% à 3% de Scléotinia sclerotiorum, ceci étant corrélé à une diversité bactérienne plus élevée 
(Duncan et al., 2006). Cependant les microsclérotes de Colletotrichum truncatum (agent de 
l’anthracnose de la lentille) survivent 12 mois en surface du sol alors qu’ils survivent 48 mois si les 
résidus de cultures sont enfouis (Buchwaldt et al., 1996).   
 
Conclusion 
L’étude montre un intérêt important de l’utilisation de crucifères dans le but de contrôler une grande 
diversité de bioagresseurs (champignons, bactéries, adventices, …) et pour favoriser certains 
antagonistes des cultures. Cependant certains impacts négatifs peuvent avoir lieu comme 
l’accentuation de certaines maladies ou l’impact sur certains champignons ou bactéries antagonistes. 
Un raisonnement à l’échelle du système de culture et en fonction du bioagresseur visé est donc 
nécessaire dans le but de favoriser les services liés aux effets biocides des crucifères sans impacter les 
communautés antagonistes du sol. La forte variabilité d’efficacité du processus de biofumigation et les 
effets contradictoires observés entre les études peuvent s’expliquer par l’influence non négligeable de 
l’environnement et de la conduite de cultures sur la production de métabolites secondaires, sur leur 
devenir dans le sol mais aussi sur les autres facteurs de contrôle des bioagresseurs (travail du sol, 
minéralisation des nutriments, …). De plus la variabilité du cycle des bioagresseurs d’une année et d’un 
site à l’autre est également source de variabilité des effets biocides. Les dispositifs expérimentaux 
doivent désormais avoir pour objectifs d’identifier les causes du contrôle des bioagresseurs 
(allélopathique ou non) dans le but d’adapter en conséquence le choix des espèces de couverts mais 
aussi des pratiques culturales.  
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